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La sénescence réplicative est le phénomène associé à un arrêt de croissance permanent 
causé par le raccourcissement progressif des télomères à chaque division. Lorsqu’ils atteignent 
une longueur critique, les télomères perdent leur structure terminale protectrice en t-loop, ce qui 
révèle l’extrémité du chromosome et déclenche une Réponse aux dommages à l’ADN (RDA) 
p53-dépendante. Le nombre de télomères ouverts nécessaire à la mise en place de la sénescence 
n’est pas connu, mais plusieurs évidences suggèrent que la cellule pourrait en tolérer un certain 
nombre avant de s’arrêter définitivement. Dans ce projet, nous utilisons un dominant négatif de 
Tin2 (Tin2DN), un membre du complexe nucléo-protéique nommé le télosome qui stabilise la 
t-loop, pour démontrer que la dysfonction chromatinienne télomérique seule ne suffit pas à 
déclencher un arrêt de croissance permanent. Lorsqu’il est exprimé, Tin2DN induit la formation 
de foyers de dommages de 53BP1, la RDA ainsi qu’un arrêt de croissance transitoire. De façon 
surprenante, nous observons que les cellules qui ont subi ce premier arrêt de croissance ré-
entrent dans le cycle cellulaire et se divisent, et ce malgré la présence de foci télomériques. Cette 
réentrée cause l’apparition de cassures secondaires ainsi qu’une accumulation d’instabilités 
génomiques, telles que des ponts chromosomiques ou des micro-noyaux. Cet échappement des 
points de blocages du cycle cellulaire pourrait être expliqué par notre observation que la 
dysfonction télomérique induite par Tin2DN n’active que très faiblement p53 et p21, et 
pratiquement pas la kinase Chk2. Néanmoins, en inhibant directement l’activité de p53, nous 
n’observons plus aucun arrêt de croissance mais une accumulation de foci et d’instabilités 
génomiques, avec une forte occurrence de catastrophes mitotiques. L’ensemble de ces résultats 
propose un nouveau modèle d’entrée en sénescence réplicative : l’ouverture des télomères 
induits une faible RDA menant à un premier arrêt de prolifération transitoire p53-dépendant. 
Les cellules échappent à cet arrêt et se divisent, mais l’ouverture des télomères ayant causé des 
fusions chromosomiques, la division crée alors de nouvelles cassures doubles brins dans le 
génome qui déclencheront une forte RDA et un nouvel arrêt de croissance permanent, la 
sénescence réplicative.  
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Replicative senescence is the physiological permanent growth arrest caused by telomere 
shortening, at each round of replication. Once they have reach a critical length, the telomeres 
lose their t-loop structure, revealing the chromosome extremity that triggers a p53-dependant 
DNA damage response (DDR) and leads to proliferation arrest. The number of shortened 
telomeres that are necessary to onset senescence is not known, but accumulating evidences 
suggest that the cell is able to tolerate a certain level of telomere uncapping before stopping its 
divisions. Here, we used an inducible dominant negative form of Tin2 (Tin2DN), a member of 
the shelterin complex that stabilizes the t-loop, to show that telomere uncapping alone is not 
sufficient to induce a stable growth arrest. When expressed, Tin2DN leads to the opening of the 
t-loop, creating a DDR with the formation of 53BP1 DNA damage foci (DDF) and a transient 
growth arrest. Indeed, we observed that the cells were re-entering the cell cycle and dividing, 
despite their uncapped DDF harbouring telomeres. As telomere uncapping creates chromosome 
fusions, such division leads to the apparition of secondary DNA breaks, with an accumulation 
of genomic instabilities, such as chromosomes bridges or micronuclei. We observed that Tin2 
DN-induced telomere uncapping leads to a very weak activation of p53 and p21, with almost no 
phosphorylation of Chk2. Nevertheless, when we infected our cells with a shp53, the primary 
growth arrest did not occur, leading to an amplification of the damages, with strong signs of 
instability and mitotic catastrophe. Altogether, these results propose a new model for replicative 
senescence: telomere uncapping induces a weak DDR that leads to a transitory growth arrest. 
The cells divide with fused chromosomes, creating new randomly distributed double strand 
breaks that trigger a stronger DDR and a permanent growth arrest. In that model, replicative 
senescence is not directly induced by telomere uncapping, but by an amplification of DNA 
damages through mitotic catastrophe.  
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 C’est en 1930 que Barbara McClintock et Herman Muller, chacun sur un modèle 
différent, proposent que la fin des chromosomes forme une structure particulière, servant à la 
stabilité du génome (McClintock, 1939). C’est Muller qui choisit le terme télomère, du grec 
telos qui signifie ‘’la fin’’ et meros qui signifie ‘’partie’’. Ce sont eux qui firent les premières 
observations démontrant le rôle des télomères dans la stabilité du génome. Aujourd’hui, grâce 
à l’avancée technologique, la structure du télomère est bien connue, expliquant ainsi son rôle 
majeur dans le maintien de l’intégrité de la cellule. 
Structure 
 L’ADN télomérique 
 Chez l’homme, l’ADN télomérique consiste en une séquence TTAGGG répétée en 
tandem plusieurs centaines voire plusieurs milliers de fois (Moyzis et al., 1988). Classiquement, 
le brin 3’ est riche en guanosine (G-strand) alors que l’autre est riche en cytosine (C-strand). Le 
télomère double brin se termine en son extrémité 3’ par un fragment simple brin, d’une longueur 
variant entre 50 et 500 pb (Makarov et al., 1997). Son origine n’est pas certaine, mais on pense 
qu’elle est due à une résection. De façon surprenante, si la fin du brin 3’ n’est pas définie, le 
brin 5’ termine quasi-systématiquement par la séquence  ‘’ATC’’ (Sfeir et al., 2005).  
La longueur du télomère varie énormément au sein des mammifères : chez l’homme elle 






la souris (Kipling and Cooke, 1990). On retrouve également une grande variabilité au sein d’un 
même organisme, selon le potentiel réplicatif d’une cellule, ou l’exposition au stress d’un tissu. 
Finalement, on observe une hétérogénéité au sein même d’un noyau qui est conservée entre les 
cellules. Par exemple, les chromosomes 4q, 1p, 3p et 5p sont connus pour avoir des télomères 
plus longs que la moyenne, alors que les chromosomes 17p, 22q, 19p, et 20q ont des télomères 
plus courts que la moyenne (Martens et al., 1998). Pourtant, la taille d’un télomère est critique 
pour conserver sa structure. 
 En effet, des études en microscopie électroniques on permit de révéler que le télomère 
adoptait une forme de boucle, appelée ‘’T-loop’’ (Griffith et al., 1999). Elle est formée par 
l’invasion du télomère double brin par le 3’ simple brin. La liaison est assurée par la 
complémentarité entre le 3’ simple brin et le 5’ double brin alors que le 3’ double brin est déplacé 
dans une autre boucle, la ‘’D-loop’’. La taille de la boucle est également très variable selon les 
espèces mais dépend fortement de la taille du télomère. Ainsi, si le brin d’ADN est trop court, 
la T-loop ne pourra pas se former. Son rôle est pourtant primordial car en séquestrant l’extrémité 
du chromosome, elle le protège du système de réparation des dommages à l’ADN (voir section 
‘’DNA SCARS et RDA persistante’’). Par ailleurs, la boucle ne pourrait pas assurer cette fonction 









Figure 1 : Structure de l’ADN télomérique.  
(a) Le chromosome se termine par un nombre variable de répétitions de la séquence TTAGGG. 
Le télomère contient une extension du brin G 50 à 500 pb. La séquence en 3’ n’est pas définie 
alors que celle en 5’ est conservée en un ATC-5’. (b) Structure de la t-loop formée par télomère. 




 En plus des histones formant les nucléosomes communs à l’ensemble du génome, les 
télomères sont associés à un complexe protéique formé de 6 sous-unités : le télosome (Lange, 
2005). Les 6 composants du télosome sont présents spécifiquement et en tout temps au niveau 
des télomères. Ensemble, ils permettent de stabiliser la boucle télomérique en assurant la liaison 
entre ADN simple brin et double brin (Liu et al., 2004). 
• TRF1 et TRF2 : Telomere repeat factor 1 et 2 sont les protéines liant directement l’ADN 






jonction simple brin-double brin (Bianchi et al., 1997; Broccoli et al., 1997). En plus de 
leur rôle structural, elles sont impliquées dans différentes voies moléculaires associées 
aux télomères : TRF1 va limiter l’action de la télomérase (voir ci-dessous) via le 
recrutement de PINX1 (Zhou and Lu, 2001) et TRF2 va empêcher l’activation de la voie 
de RDA au niveau du télomère (van Steensel et al., 1998) (voir section ‘’Inhibition de 
la RDA’’). Enfin, ces 2 protéines participent, après leur sumoylation, au recrutement des 
PML lors de l’allongement des télomères par ALT (alternative lengthening of telomeres,  
détaillé plus bas) (Potts and Yu, 2007). 
• POT1 : Protection of telomere 1 se lie à l’ADN simple brin et offre ainsi une protection 
primordiale de l’extrémité chromosomique. Il la protège de la dégradation par des 
nucléases et grâce à sa liaison avec TRF2, inhibe l’activation de la RDA (Hockemeyer 
et al., 2005; Kendellen et al., 2009). 
• Rap1 : Repressor/activator protein 1 est sans conteste la protéine la moins caractérisée 
du télosome. Incapable de lier l’ADN, elle se lie constitutivement à TRF2 et est 
indispensable à son recrutement au télomère et donc, à sa fonction d’inhibiteur de la 
RDA (Sarthy et al., 2009). 
• TPP1 : TINT1, PTOP, PIP1 est également une protéine support ne liant pas l’ADN. Elle 
forme un hétérodimère avec POT1 pour favoriser sa liaison à l’ADN. De plus, 
l’hétérodimère semble jouer sur l’activité de la télomérase en modulant son accès à 
l’ADN télomérique (Xin et al., 2007; Wang et al., 2007). 
• Tin2 : TRF1- and TRF2-Interacting Nuclear Protein 2 est un composant central du 






formant ainsi un pont entre les protéines liant l’ADN double brin et celles liant l’ADN 
simple brin (Kim et al., 2004, 2008). Sa position centrale lui confère donc un rôle majeur 
dans le maintien de la stabilité du télosome.  
 
 
Figure 2 : Structure du télosome. 
Le télosome est composé de six sous unités : TRF1 et TRF2 qui se lient à l’ADN double brin, 
qui fait le pont entre les deux, Rap1 se lie à TRF2, POT1 se lie à l’ADN simple brin et TPP1 à 
POT1. Par E. Boutou et al., Biochemistry Genetics and Molecular Biology New research 
directions in DNA repair 2013 – Autorisation d’utiliser cette figure obtenue. 
 
Fonctions 
Protection du génome  
 La fonction primaire du télomère est de protéger l’extrémité de l’ADN afin de maintenir 
l’intégrité chromosomique. Cette protection se fait de deux façons: en empêchant la dégradation 
de l’ADN et en inhibant sa détection par le système de détection et réparation des dommages.  
Tout d’abord, la structure même du télomère permet la protection de la fin du 






nucléases qui pourraient la dégrader. De récentes évidences suggèrent que cette protection 
pourrait également venir des membres du télosome : il serait impliqué dans la régulation de la 
résection de l’extrémité chromosomique, expliquant la conservation de la séquence ‘’ATC’’ en 
5’ du brin d’ADN décrite plus tôt. En effet, celle-ci est perdue suite à l’abolition de l’expression 
du gène POT1, résultant en une fin aléatoire du C-strand (Hockemeyer et al., 2005). Les 
mécanismes régulant cette spécificité ne sont pas encore connus, mais on suppose que POT1 va 
activement inhiber l’activité nucléo-lytique au niveau de la séquence ATC.  
 L’autre danger pesant sur les télomères est leur reconnaissance par la cellule comme 
dommages à l’ADN. En effet, l’extrémité chromosomique peut être assimilée comme une 
cassure dans la double hélice. La cellule va alors déclencher un programme de réparation 
(d’Adda di Fagagna et al., 2003) pouvant résulter en des fusions chromosomiques aberrantes 
qui seraient alors la source d’importantes instabilités génomiques (van Steensel et al., 1998). 
Cette réaction étant incompatible avec la prolifération normale des cellules, l’inhibition des 
voies de reconnaissances et de réparation des dommages à l’ADN est cruciale pour le maintien 
de l’intégrité du génome. Une fois encore, la forme même de la boucle télomérique protège 
l’extrémité chromosomique en la rendant inaccessible. Ainsi, la déstructuration de la chromatine 
télomérique par l’abrogation d’une des protéines du télosome va révéler l’extrémité 
chromosomique et déclencher une réponse aux dommages à l’ADN (RDA détaillée dans la 
section ‘’DNA SCARS et RDA persistante’’). Mais les membres du télosome jouent également 
un rôle actif dans cette inhibition. En effet, des études supprimant indépendamment les 
différents composants du télosome ont permis d’établir leur rôle spécifique dans l’inhibition de 








Inhibition de la RDA 
La structure même du télomère camoufle l’extrémité libre, empêchant naturellement sa 
reconnaissance par la cellule. Mais l’inhibition de la RDA au niveau du télomère se fait 
également activement via la répression des kinases ATM et ATR (Denchi and de Lange, 2007). 
Elles sont responsables de la transduction du signal de RDA vers les protéines effectrices de 
cascade. Elles ont chacune leur spécificité, ATM étant activée suite à une cassure double brin 
tandis que ATR va l’être suite à une cassure simple brin. Ainsi, en inhibant la fonction de TRF2 
par l’usage d’un sh ou d’un dominant négatif, on induit une forte activation d’ATM ainsi que 
de ces cibles en aval (Karlseder et al., 1999). On a alors formation de foyers de dommages 
télomériques et stabilisation de p53 qui va activer les différents checkpoints du cycle cellulaire. 
De façon intéressante, cette RDA induite par la perte de TRF2 est absente si ATM est absent 
(Denchi and de Lange, 2007). Néanmoins, les mécanismes par lesquels TRF2 bloque 
l’activation d’ATM ne sont pas encore clairement élucidés.  
De façon similaire, l’inactivation par un dominant négatif ou un sh de la protéine POT1 
va déclencher une RDA ATR-dépendante, avec formation de foyers et arrêt du cycle cellulaire 
(Denchi and de Lange, 2007). Le rôle inhibiteur de POT1 dépend fortement de son association 
avec TPP1. En effet, l’utilisation d’un mutant de POT1 ayant perdu sa capacité de liaison à 
TPP1 empêche la formation du dimère limite la capacité de POT1 à inhiber ATR (Hockemeyer 
et al., 2007). Une des hypothèses suggère que l’hétérodimère prévient la liaison de RPA 






Cette protection active est particulièrement importante lors de la phase S de réplication 
de l’ADN, où l’ouverture de la boucle télomérique est nécessaire à la duplication de la séquence 
télomérique. L’état déprotégé de l’extrémité chromosomique étant inévitable, ce mode actif de 
protection est indispensable. 
 
Figure 3 : Inhibition de la RDA par le télosome. 
Les protéines du télosome TRF2 et POT1 empêchent l’activation des kinases apicale de la RDA, 
respectivement ATM et ATR, responsables de la phosphorylation des kinases Chk2 et Chk1 
suite à un bris double brin ou simple brin (respectivement). L’activation de Chk2 et Chk1 va 
leur permettre d’activer p53 par phosphorylation, menant ainsi à l’arrêt du cycle cellulaire. Par 




Inhibition de la réparation par recombinaison homologue 
 La recombinaison homologue (HR) est une voie de réparation des cassures double brins 
qui utilise le brin complémentaire comme modèle, offrant ainsi une réparation fiable et sans 
erreur. Trois modes de recombinaison homologue ont été observés au niveau des télomères : La 
t-loop HR, la TSCE pour Telomere Sister Chromatin Exchange et celle avec les sites interstitiels 
(Lange, 2005). 
 
• La t-loop HR se produit au sein même de la boucle 
télomérique et se caractérise par une migration de 
l’extrémité du chromosome dans la D-loop. La boucle 
va se circulariser et être excisée par XRCC3. Bien que 
les détails mécanistiques n’aient pas encore été 
élucidés, l’ADN télomérique circulaire caractéristique 
a été observé dans des cellules exprimant une protéine 
TRF2 tronquée, suggérant son implication dans 
l’inhibition du HR (Wang et al., 2004).	  
 
Figure 4 : Inhibition de la réparation par recombinaison homologue. 
Le télomère inhibe les trois voies de réparations par recombinaison homologue (HR) : (a) Le t-
loop HR (b) La TSCE (c) La recombinaison par les sites interstitiels. Par W.Palm et T. de Lange, 








• La TSCE, soit la recombinaison télomérique entre 
chromatides sœurs peut avoir lieu après la réplication 
de l’ADN. L’un des bras va envahir l’autre pour former 
la jonction de Holliday qui va se résoudre par un cross 
over inter chromosomique. Finalement, l’un des 
télomères va se rallonger au détriment de l’autre, 
créant ultimement deux cellules filles aux capacités 
prolifératives très différentes. Une fois encore, TRF2 
semble, avec POT1 jouer un rôle important dans 
l’inhibition de la TSCE, bien que d’autres acteurs 








• La recombinaison avec des sites interstitiels 
correspond à celle ayant lieu entre un télomère et 
une séquence TTAGGG intra-génomique. Cela 
entrainera la formation d’ADN double minute 
(fragment circulaire d’ADN extra-chromosomique) 
qui contiendra une partie du télomère. Ces TDM 
(telomeric double minute chromosomes) ont été 
observés suite à une déplétion de POT1, révélant 
son implication dans l’inhibition de cette 
recombinaison (Wu et al., 2006; He et al., 2006).  
Inhibition de la réparation par fusion non-homologue (NHEJ) 
 Contrairement au HR, le NHEJ est un mode de réparation peu fidèle qui va simplement 
lier les 2 extrémités chromosomiques, en ignorant le risque d’erreur et donc de mutations. 
Comme aucune matrice n’est nécessaire, elle peut avoir lieu à n’importe quelle étape du cycle 
cellulaire et promeut la survie cellulaire. Il devient alors évident que cela peut devenir un 
problème dans le cas des télomères, qui risquent alors de fusionner entre eux de façon 
anarchique, causant des aberrations chromosomiques graves. Une fois encore, c’est TRF2 qui 
est en charge d’empêcher le NHEJ, mais son mécanisme d’action n’est pas encore entièrement 
élucidé. De nombreuses études utilisant des mutants de TRF2 ou des sh ont observé des signes 
de fusions inter-chromosomiques dépendant de la Ligase IV, qui est celle qui permet la 






POT1 cause également des fusions télomériques, lui suggérant un rôle dans l’inhibition du 
NHEJ (Hockemeyer et al., 2005; Veldman et al., 2004; Bae and Baumann, 2007). 
 
 Les télomères jouent donc un rôle crucial dans la protection de l’intégrité du génome, en 
protégeant l’extrémité des chromosomes du système de reconnaissance et de réparation des 
dommages à l’ADN, évitant ainsi les fusions inter-chromosomiques. En cas de dysfonction 
télomérique, le brin d’ADN va être révélé et reconnu par la cellule comme une cassure devant 
être réparée, bloquant ainsi la prolifération cellulaire. Dans les modèles artificiels, la 
modification de la chromatine se fait en inactivant ou en supprimant un membre du télosome, 
mais naturellement, le télomère est, comme le reste du génome, sujet au stress externes et peut 
subir des dommages importants. Un de ces stress, le stress réplicatif, est la cause du 
raccourcissement physiologique des télomères et leur confère ainsi leur rôle d’horloge 
biologique cellulaire.  
L’horloge biologique 
De par leur nature, les télomères sont le reflet de l’âge prolifératif de la cellule. En effet, 
la longueur des télomères délimite le potentiel prolifératif des cellules, c’est ce qu’on appelle le 
« end replication problem » (Levy et al., 1992). 
La réplication est le processus par lequel l’ADN va être dupliqué, afin d’être partagé de 
façon égale entre les deux cellules filles après la mitose. Chaque brin d’ADN va servir de 
matrice et la double hélice va s’ouvrir pour former une fourche de réplication. L’ADN 
polymérase va alors ajouter des nucléotides sur une amorce ARN, c’est la phase d’élongation. 






5’ vers 3’. Ainsi, sur un des deux brins d’ADN, le brin direct, l’enzyme va se fixer en 5’ et 
synthétiser le nouveau brin sans interruption, c’est la réplication continue. En revanche, sur le 
brin complémentaire, dit brin retardé, la synthèse ne peut pas se faire directement puisque le 
brin est orienté de 3’ vers 5’. Ainsi, l’ADN polymérase va synthétiser des amorces chimères,  
constituées en parties d’ARN et en partie d’ADN : les fragments d’Okazaki. La partie ARN de 
ces fragments va finalement être dégradée et remplacée par de l’ADN, à l’exception de 
l’extrémité 3’ du télomère pour laquelle la polymérase n’aura pas d’amorces. Ainsi, à chaque 
division les télomères raccourcissent progressivement, jusqu’à devenir trop courts pour former 
la t-loop et assurer leur fonction de protecteur du génome. La cellule va alors cesser de proliférer 
et entrer en sénescence (voir section ‘’Sénescence’’). La longueur des télomères témoigne ainsi 








Figure 5 : Le raccourcissement progressif des télomères  
À chaque réplication, le télomère est reséqué d’un nombre variable de paires de bases causant 
son raccourcissent progressif à chaque division. Par W.Palm et T. de Lange, Annu Rev Genet 






Cependant, certains types cellulaires ont trouvé un moyen de contourner cette limite 
proliférative et se sont immortalisés en développant des mécanismes permettant l’allongement 
de leurs télomères. 
 
 Télomérase 
La télomérase est une enzyme de type ribonucléoprotéique permettant d’ajouter des 
répétitions TTAGGG à l’extrémité du télomère. Cette reverse transcriptase se compose de deux 
sous-unités : la sous-unité ARN ou TERC (Telomerase RNA component) (Feng et al., 1995), 
qui sert de matrice à la synthèse de la répétition télomérique et la sous-unité protéique ou TERT 
(Telomerase reverse transcriptase), qui possède une activité transcriptase inverse et qui assure 
la synthèse de la séquence télomérique à partir de l’autre sous-unité ARN (Harrington et al., 
1997; Nakamura et al., 1997). Elle est principalement exprimée dans les cellules souches, mais 
également dans une grande partie des cellules cancéreuses (Meyerson et al., 1997), pour qui sa 
réactivation présente un avantage sélectif majeur. 
Son activité est finement régulée par les protéines du télosome : TRF1 est indispensable 
pour limiter la liaison de la télomérase sur le télomère via PINX1 (Zhou and Lu, 2001), Tin2 va 
aider à son recrutement sur le télomère (Frank et al., 2015) et POT1 se liant directement à l’ADN 
simple brin et donc, au substrat de la télomérase va atténuer son activité  (Wang et al., 2007). 
De façon surprenante, d’autres études ont montré que le dimère POT1-TPP1 permettait 









Une minorité de cellules cancéreuses n’exprimant pas la télomérase a développé une 
voie d’élongation indépendante : le ALT (alternative lenghtening of telomeres) (Bryan et al., 
1995; Neumann and Reddel, 2002). Les cellules utilisent la voie du HR pour rallonger leur 
télomère indépendamment de la télomérase. Ce phénomène a été découvert récemment, il 
n’existe donc pas de test permettant de le détecter, mais on peut déduire sa présence en cherchant 
dans la cellule certaines caractéristiques. Des télomères très longs malgré l’absence de 
télomérase, une grande hétérogénéité dans leur longueur entre les chromosomes (Bryan et al., 
1995) et également des brusques évènements de raccourcissement-élongation, probablement via 
TSCE (Londoño-Vallejo et al., 2004). On peut également les reconnaitre par la présence de c-
circles spécifiques, (CCCTAA)n, partiellement simple brin qui sont le produit de la HR (Henson 
et al., 2009). Ces fragments d’ADN télomériques circulaires peuvent même être détectés dans 
le sang des patients atteints d’ostéosarcomes ALT(+). Finalement, un des principaux marqueurs 
est la présence de PML-NB (promyelocytic leukemia nuclear bodies) (Yeager et al., 1999), une 
structure nucléaire également retrouvée dans les dommages à l’ADN persistants (voir DNA 
SCARS). 
 
Le maintien de la structure des télomères est donc indispensable à la survie et à la 
prolifération cellulaire. Comme discuté plus haut, le raccourcissement progressif des télomères 
à chaque division et la dysfonction télomérique associée entraine un arrêt de croissance lié au 






démontrant leur rôle crucial dans l’homéostasie cellulaire (Garcia et al., 2007; Carroll and Ly, 
2009).  
Maladies associées à une dysfonction télomérique 
• Cancer : Le lien entre télomère et cancer est si étroit, que l’immortalisation cellulaire 
par la réexpression de la télomérase est considérée comme un marqueur du cancer 
(Hanahan and Weinberg, 2011). En effet, celle-ci est réactivée dans plus de 90% des 
cancers (Kim et al., 1994; Shay and Roninson, 2004), permettant aux cellules 
cancéreuses de proliférer de façon anarchique et ce, malgré d’importants dommages. Par 
ailleurs, comme déjà évoqué plus tôt, une dysfonction télomérique (par exemple une 
ouverture de la t-loop) va causer des fusions chromosomiques, des cassures et autres 
instabilités génomiques, signes avant-coureurs de carcinogénèse (Artandi and DePinho, 
2000; Maser and DePinho, 2002).  
 
• Les Syndromes Progéroïdes, ou syndromes de vieillissement accéléré, sont des 
maladies aux caractéristiques et origines variées (Hofer et al., 2005). Par exemple, 
l’ataxia telangectasia est une maladie autosomale récessive causée par une mutation dans 
le gène codant pour la kinase ATM. Elle est associée à un raccourcissement des 
télomères accéléré, des anormalités dans la réplication télomérique, se traduisant par une 
prédisposition à développer des cancers à un jeune âge, particulièrement des lymphomes 
et des leucémies (Shiloh, 1997; Hofer et al., 2005). De la même façon, le ‘’Nijmegen 
Breakage Syndrome’’ (NBS) est causé par une mutation du gène codant pour la protéine 






et al., 2005). Le syndrome de Werner lui est causé par une mutation dans le gène 
RECQ3/WRN qui code pour l’hélicase/exonucléase WRN (Hofer et al., 2005). Il est 
également associé à un raccourcissement des télomères, mais également aux 
ostéosarcomes. Autre exemple, le syndrome Hutchingson Gilford est causé par une 
dysfonction de la lamine A, une protéine structurale nucléaire semblant avoir un effet 
direct sur la longueur des télomères (Decker et al., 2009).  
 
• Déficit en télomérase. En effet, si la réactivation de la télomérase est associée au cancer, 
un défaut de son expression dans certains tissus va causer différentes pathologies. Parmi 
elles, la dyskératose congénitale, causée par une mutation du gène de la dyskérine. Ce 
gène code pour une protéine nucléolaire impliquée dans les modifications des ARN 
ribosomaux, ainsi que de la sous unité TERC de la télomérase (Heiss et al., 1998; 
Mitchell et al., 1999). Ce syndrome lié à l’X est caractérisé par une dépigmentation de 
la peau, de l’ostéoporose et d’autre déficits de la moelle osseuse. Ce syndrome peut 
également être causé par une mutation directe de la sous unité TERC (Hofer et al., 2005), 
ou encore par la présence de formes mutées de TPP1 et Tin2 (Savage et al., 2008; Walne 
et al., 2008; Frank et al., 2015). De façon intéressante les mutations de Tin2 sont 
principalement des faux-sens, localisées dans la région C-terminale hors de la zone de 
liaison avec le télosome (Canudas et al., 2011; Frank et al., 2015). On trouve également 
la fibrose pulmonaire idiopathique, une maladie infantile mortelle autosomale 
dominante, caractérisée par des cicatrices pulmonaires et de mauvais échanges gazeux 
(Gross and Hunninghake, 2001). Elle a été associée à différentes mutations dans les 






courts dans les lymphocytes (Tsakiri et al., 2007; Armanios et al., 2007). Les mutations 
dans le gène de la télomérase sont aussi responsables d’un grand nombre de troubles 
sanguins, comme la leucémie aigue myéloblastique, causant une prédisposition au 
cancer (Estey and Döhner, 2006), la thrombocytémie essentielle, caractérisée par une 
surproduction de plaquettes (Schafer, 2006), ou encore l’anémie aplasique, qui peut 
provenir d’une dysfonction dans la partie TERC (Carroll and Ly, 2009), mais aussi d’une 





La sénescence cellulaire fût décrite pour la première fois en 1961 par Hayflick et 
Moorhead qui observèrent que leurs cultures de fibroblastes cessaient de proliférer après un 
certain nombre de passages et que cela s’accompagnaient de changements dans la morphologie 
des cellules (Hayflick and Moorhead, 1961). Bien qu’ils n’aient effectué aucune étude 
moléculaire avancée, ils ont tout de même supposé que cet arrêt de croissance était lié au 
vieillissement de l’organisme et que seules les cellules immortalisées pouvaient en échapper. 
Ces postulats purement hypothétiques se sont avérés tout à fait corrects et aujourd’hui, le 
phénotype sénescent ainsi que son rôle dans l’organisme sont très bien décrits et ont révélé toute 
leur complexité. 
Le phénotype sénescent 
 La sénescence est un phénomène complexe à décrire car il n’existe pas à ce jour de 
marqueur qui lui soit spécifique. En effet, il existe tout un ensemble de caractéristiques variées 
permettant de conclure sur le statut sénescent d’une cellule. 
  
Arrêt de croissance et expression d’inhibiteurs du cycle cellulaire 
 L’arrêt de prolifération est la première et principale caractéristique de la sénescence, 
même si elle n’est pas spécifique puisqu’on la retrouve également dans les cellules en 
quiescences (Blagosklonny, 2012).  On peut mesurer la prolifération en analysant la courbe de 
croissance de cellules en culture, mais aussi en utilisant un marquage à l’EdU (5ethynyl-






s’incorpore à l’ADN en cours de synthèse lors de la phase S de réplication. Après révélation de 
la fluorescence, on peut déterminer la proportion de cellules étant EdU positives, c’est-à-dire 
ayant incorporé la molécule et donc, étant encore active dans le cycle cellulaire, en prolifération. 
L’arrêt de croissance est également caractérisé par l’expression d’inhibiteurs du cycle cellulaire 
(Rodier and Campisi, 2011). Parmi eux, p53 est un facteur de transcription ayant un rôle de 
régulateur négatif majeur de l’avancée dans le cycle cellulaire. Il va notamment induire la 
transcription d’inhibiteurs de CDK (cyclin-dependant kinases) (CDKi) tels que p21, mais aussi 
celle d’inducteurs d’apoptose comme Bax et n’est donc pas spécifique à la sénescence. D’autres 
gènes impliqués dans l’inhibition du cycle cellulaire vont également être activés, comme p16 et 
Rb (voir section ‘’remodelage de la chromatine’’). Tous ces facteurs servent de biomarqueurs 
à l’arrêt de croissance, même si ce dernier n’est pas forcément associé à la sénescence. 
 
Remodelage de la chromatine 
 Comme décrit plus haut, la sénescence est caractérisée par une expression maintenue de 
p16, un inhibiteur du complexe cycline D-cdk4/6 qui agit sur le point de contrôle d’entrée en 
phase S. Le complexe phosphoryle Rb libérant ainsi le facteur de transcription E2F, qui peut 
alors activer la transcription des gènes d’entrée en phase S. En cas d’activation de p16, le 
complexe cyclineD-Cdk4/6 ne peut plus phosphoryler Rb qui va séquestrer E2F au niveau des 
promoteurs des gènes contrôlant l’entrée en phase de réplication. On observe alors la formation 
de foyers d’hétérochromatine, les SAHF, (senescence-associated heterochromatin foci) (Narita 
et al., 2003) qui rendent ces promoteurs inaccessibles à la polymérase. Ces zones d’ADN 






au DAPI, une molécule fluorescente (450-490nm) qui se lie aux bases adénine et thymine de 
l’ADN. 
 
Changement morphologiques  
 Dès leurs premières observations, Hayflick et Moorhead notèrent une nette modification 
de la morphologie de cellules sénescentes (Hayflick and Moorhead, 1961). En effet, celles-ci 
s’aplatissent et s’élargissent, et les noyaux semblent aussi se gonfler. Les mécanismes reliés à 
ces changements se sont pas encore connus, mais semblent impliquer les fibres de stress d’actine 
ou encore la redistribution de protéines néo-synthétisées (Chen et al., 2000).  
 
Activité b-Galactosidase  
Cette enzyme lysosomale sert à l’hydrolyse des b-Galactosides en monosaccharides et 
est accumulée dans les cellules sénescentes, dont la masse lysosomale est augmentée (Lee et al., 
2006). Ainsi, placées à pH 6, les cellules sénescentes vont être capables de dégrader le X-Gal, 
un substrat chromogénique qui va libérer un colorant bleu dans les lysosomes des cellules 
sénescentes (Dimri et al., 1995). Cependant, aucun rôle fonctionnel de mise en place ou de 
maintien n’a été identifié pour cette enzyme (Lee et al., 2006). 
 
DNA SCARS et RDA persistante 
Suite à une cassure de type double brin, la cellule va mettre en place toute une cascade 






Cette cascade de réaction s’appelle la réponse aux dommages à l’ADN (RDA) (Zhou and 
Elledge, 2000). Elle consiste au recrutement et à l’activation de nombreux facteurs au niveau du 
site de cassures pour former ce qu’on appelle un foyer de dommages à l’ADN ou foci. Parmi 
ces facteurs, le complexe MRN, composés des protéines MRE11, Rad50 et NBS1, va permettre 
la détection de la cassure et le recrutement de la kinase apicale ATM. Celle-ci va alors 
phosphoryler un grand nombre de cibles, telles que le variant d’histone H2AX (gH2AX), son 
ligand MDC1, 53BP1 ou encore Chk2. Ce dernier va alors activer p53 qui, via p21, va bloquer 
l’avancée dans le cycle cellulaire en activant les checkpoints du cycle cellulaire. Si les 
dommages sont réparés, les foyers, qualifiés alors de transitoires, vont être résolus et la cellule 
va reprendre sa prolifération. En revanche, si les dommages sont trop importants, les foyers vont 
persister et évoluer en DNA SCARS (DNA segments with chromatin alteration reinforcing 
senescence) (Rodier et al., 2011). Ceux-ci sont plus gros, co-localisent avec les PML nuclear 
bodies et permettent de renforcer l’arrêt de croissance ainsi que le phénotype sécrétoire (Rodier 
et al., 2009, 2011). Une fois encore, ce biomarqueur ne suffit pas à conclure quant à la 
sénescence d’une cellule, puisque les DNA SCARS n’apparaissent qu’en cas de sénescence 
induite par les cassures à l’ADN. (voir section ‘’inducteurs de sénescence’’). 
 
Le phénotype sécrétoire associé à la sénescence 
Le sécrétome sénescent, ou PSAS, correspond à l’ensemble des facteurs sécrétés par les 
cellules sénescentes. Intiment liée aux foci et à NF-kB, la composition du PSAS est très variable 
selon l’inducteur de la sénescence, le passé génétique de la cellule ou encore son micro-






2011), de protéases (MMP-1) (Hornebeck and Maquart, 2003) ou encore de facteurs non 
solubles comme la fibronectine (Coppé et al., 2010). Une fois encore, ce marqueur n’est pas 
spécifique puisque ce type de sécrétion se retrouve dans beaucoup de phénomènes biologiques. 
Si certains facteurs sont abondamment exprimés par les cellules sénescentes et donc, 
communément utilisés comme marqueurs, aucun ne lui est exclusif. 
 
Les rôles de la sénescence 
Initialement associée au vieillissement cellulaire, la sénescence a été le sujet de 
nombreuses études qui ont révélé tout sa complexité. Aujourd’hui, il est clair que la sénescence 
est un phénomène physiologique qui est impliquée dans de nombreux processus au cours de la 
vie d’un organisme (Rodier and Campisi, 2011). 
 
La sénescence lors du développement embryonnaire 
Depuis sa découverte, la sénescence a toujours été caractérisée comme une réponse 
associée au stress. Néanmoins, plusieurs études ont démontré la présence de cellules sénescentes 
dans des contextes physiologiques, notamment lors du développement embryonnaire. La 
sénescence a été observée dans le toit de la plaque neurale, ainsi que sur la crête apicale, deux 
zones majeures de signalisation embryonnaire (Storer et al., 2013). Une autre étude a montré 
des cellules sénescentes au sein du mésonéphros et dans le sac endolymphatique (Muñoz-Espín 
et al., 2013). Ces deux études indépendantes ont démontré que la perte de la sénescence dans 






intéressante, les cellules sénescentes semblent être destinées à disparaitre par apoptose ou 
clairance par les macrophages. 
 
 
Insulte tissulaire et réparation 
Cette fonction de la sénescence vient de son phénotype sécrétoire. En effet, le PSAS 
comporte de nombreux facteurs impliqué dans la réparation cellulaire : des facteurs de 
croissance, des protéases, ou encore des attractants des cellules immunitaires. Ainsi, lors d’une 
blessure tissulaire, on retrouve une forte accumulation de cellules sénescentes qui vont ainsi 
permettre le recrutement des cellules de l’immunité afin de prévenir une infection au site de la 
blessure (Jun and Lau, 2010). De plus, un modèle de souris a démontré le rôle de la sénescence 
dans la résolution de la fibrose hépatique : suite à un dommage au niveau du foie, les cellules 
stellaires vont sécréter une importante quantité de matrice extracellulaire qui va causer une 
cicatrice fibrotique. Cependant, les cellules stellaires vont entrer en sénescence et les MMP 
sécrétées par le PSAS vont permettre la dégradation de la matrice extracellulaire fibrotique, 
empêchant la formation d’une cicatrice fibrotique (Krizhanovsky et al., 2008). 
 
La senescence suppressive de tumeur 
De par sa caractéristique première, l’arrêt de croissance, le rôle anti-cancéreux de la 
sénescence semble évident. En effet, elle va empêcher la prolifération anarchique des cellules 
endommagées, cause initiale du développement tumoral (Cosme-Blanco et al., 2007; Feldser 






néoplasiques, mais aussi dans des cancers aux stades plus avancés, où les cellules vont être 
capables de sénescer, notamment suite à la thérapie (Shay and Roninson, 2004; Coppé et al., 
2010; Schmitt et al., 2002). De plus, il a été proposé que le recrutement des cellules immunitaires 
par le PSAS va permettre la clairance des cellules cancéreuses (Rodier and Campisi, 2011). Le 
rôle anti cancéreux de la sénescence a notamment été confirmé dans un modèle où le retrait de 
la capacité à sénescer augmentait le développement de tumeurs dans les prostates murines (Chen 
et al., 2005). 
 
La sénescence promotrice de tumeur 
Bien que cela semble paradoxal, la sénescence peut également promouvoir le 
développement d’une tumeur déjà établie. En effet, il semblerait que certains composants du 
PSAS aient un rôle pro-oncogénique. Par exemple, GROa (Growth-related oncogene) est connu 
pour stimuler la prolifération des cellules épithéliales pré-cancéreuses (Coppé et al., 2010; Bavik 
et al., 2006). Les MMP, en dégradant la matrice, vont permettre l’invasion des cellules (Coppé 
et al., 2010; Kang et al., 2003). Les interleukines IL-6 et IL-8 sont connues pour augmenter la 
capacité invasives des cellules, notamment en encourageant la transition épithélio-
mésenchymateuses et donc la formation de métastases (Coppé et al., 2010). Enfin, le PSAS 
comporte du VEGF, un facteur pro-angiogénique majeur qui va favoriser la migration et 
l’invasion des cellules endothéliales. Cela va augmenter la vascularisation tumorale ainsi que la 









Finalement, la sénescence est intimement reliée au vieillissement des cellules et de 
l’organisme. Au niveau cellulaire, elle correspond à l’horloge biologique des cellules et délimite 
leur potentiel prolifératif : c’est la sénescence réplicative (voir ‘’Sénescence induite par le 
raccourcissement des télomères’’). À l’échelle d’un organisme, la connexion est également très 
forte. Dans des modèles de souris transgéniques ayant une forte activité en p53, l’absence 
notable de cancer était accompagnée d’un vieillissement prématuré, avec une accumulation de 
cellules sénescentes (Tyner et al., 2002; Maier et al., 2004). On observe également une quantité 
importante de cellules sénescences dans les tissus âgés et les gènes associés à la sénescence sont 
également fortement exprimés (Sharpless and DePinho, 2004). En effet, la sénescence prévenant 
la prolifération cellulaire, elle limite le renouvellement et la régénération cellulaire, ce qui 
augmente le risque de dysfonction tissulaire et le développement de maladies associées 
(Drummond-Barbosa, 2008). Effectivement, la sénescence est retrouvée dans de nombreuses 
maladies associées à l’âge : athérosclérose (Vasile et al., 2001; Fenton et al., 2004), arthrite, 
ulcère, cirrhose (Wiemann et al., 2002). Le PSAS semble également participer à cette usure du 
tissu, d’une part via les protéases qui peuvent dégrader le tissu, d’autre part via les interleukines 
qui créent un microenvironnement pro-inflammatoire (Krizhanovsky et al., 2008; Liu and 
Hornsby, 2007; Parrinello et al., 2005). Cette inflammation chronique contribue au 









Figure 6 : Marqueurs de la sénescence et ses effets sur l’organisme 
La sénescence est caractérisée par tout un panel de marqueurs qui servent à son 
identification. Parmi eux, le SASP joue un grand rôle dans la modification du 
microenvironnement cellulaire, en ayant des effets bénéfiques ou délétères sur l’organisme 






Les inducteurs de sénescences 
 La sénescence peut survenir en réponse à différents stress génotoxiques :  
Oncogènes 
 L’apparition du cancer se fait suite à un enchainement d’évènements mutagéniques qui 
vont conférer à la cellule un avantage prolifératif. Cet avantage peut venir de l’inactivation d’un 
gène suppresseur de tumeur, ou de l’activation d’un oncogène. Dans ce cas de stress 
oncogénique, la cellule va entrer en sénescence afin d’empêcher une prolifération anarchique. 
Les mécanismes utilisés sont très conservés dans les différentes lignées cancéreuses et de 
nombreux oncogènes sont impliqués dans cette protection. Parmi eux, on trouve Ras, Myc ou 
b-Raf qui, en accélérant le rythme de la phase S, vont causer un effondrement de la fourche de 
réplication (Bartkova et al., 2006; Di Micco et al., 2006; Mallette et al., 2007). Cela va alors 
induire des dommages à l’ADN et une RDA qui mènera ultimement à l’activation de p21 et 
donc, à la sénescence (Di Micco et al., 2006; Maya-Mendoza et al., 2015). Cette barrière est 
indispensable pour empêcher l’évolution de lésions pré-néoplasiques en cancers plus agressifs.  
 
Les espèces réactives d’Oxygène 
 Les espèces réactives d’Oxygènes (ROS) sont des composés chimiques riches en 
Oxygène hautement réactifs, issus du métabolisme cellulaire (cycle de Krebs, chaine respiratoire 
mitochondriale), ou de stress externes (fumée, radiation). Si ces ROS sont indispensables à 
l’homéostasie et à la signalisation cellulaire (Devasagayam et al., 2004), une quantité excessive 
peut endommager gravement la cellule. En effet, une ablation des ROS empêche le 






cassures dans l’ADN qui mèneront à la sénescence (Chen et al., 1995; Dumont et al., 2000). Par 
ailleurs, c’est pour cela que l’oxydation est intimement liée au vieillissement : des modèles de 
souris où les enzymes antioxydantes (SOD) étaient inactivées présentaient une espérance de vie 
significativement réduite (Muller et al., 2007). À l’inverse, si les SOD étaient surexprimées, les 
souris voyaient leur espérance de vie nettement augmentée (Van Raamsdonk and Hekimi, 
2009). C’est la théorie des radicaux libres. La régulation des ROS est donc indispensable au 
maintien de l’intégrité cellulaire. 
 
Radiations et dommages à l’ADN 
 L’exposition des cellules aux radiations (UV, gamma, X) vont causer des dommages à 
l’ADN variés et plus ou moins complexes, qui vont être pris en charge par différents 
mécanismes. Les UV vont générer des torsions d’hélices qui vont être prises en charge par les 
voies d’excision de bases (BER) ou de nucléotides (NER), tandis que les rayons X vont créer 
des cassures doubles brins qui vont être détectées par la RDA (voir section ‘’DNA SCARS et 
RDA persistante’’) et réparées par recombinaison homologue (HR) ou jonction non homologue 
des extrémités (NHEJ). Dans tous les cas, si la cellule ne parvient pas à réparer ses dommages, 
la cellule ne va pas pouvoir réintégrer le cycle cellulaire et va entrer en sénescence (Alessio et 
al., 2014). 
 
Raccourcissement des télomères 
 Tel que décrit plus haut, le problème de réplication des extrémités entraine le 






chaque division. Finalement, le télomère va atteindre une longueur critique à laquelle il sera trop 
court pour adopter sa conformation de t-loop. Comme expliqué précédemment, cette structure 
3-D est indispensable à la protection de l’extrémité chromosomique, puisqu’elle empêche sa 
reconnaissance par les systèmes de détection et de réparation des dommages. L’extrémité 
d’ADN va alors être révélée et reconnue par la cellule comme une cassure double brin. Il y aura 
donc une activation de la RDA (d’Adda di Fagagna et al., 2003), qui semble-t-il, serait 
légèrement différente de celle activée suite à une cassure double brin intra-génomiques, 
puisqu’elle serait dépendante de ATM et indépendante de Chk2 (Cesare et al., 2013). Notons 
que Chk2 joue toutefois un rôle dans le maintien de la sénescence réplicative, puisque son 
inactivation dans des cellules sénescentes entraine la reprise de la prolifération (Gire et al., 2004; 
Gire, 2004). Dans tous les cas, l’ouverture de la boucle télomérique mènera à la formation de 
foyers dommages télomériques, avec le recrutement de 53BP1 et la phosphorylation du variant 
d’histone H2AX (gH2AX) (d’Adda di Fagagna et al., 2003). Le modèle propose que 
l’accumulation télomères raccourcis (donc ouverts) mène à l’entrée en sénescence réplicative 
de la cellule (Martens et al., 2000; Zou et al., 2004; Hemann et al., 2001). Ainsi, il n’y a aucune 
certitude quant au nombre de télomères nécessaire à la mise en place de cet arrêt de croissance 
stable, si ce n’est qu’une quantité limitée de dommages télomériques ne suffira pas et va être 






HYPOTHÈSE ET OBJECTIFS 
PRÉMISSE 
Bien que la sénescence réplicative ait été découverte il y a plus de 50 ans, les détails des 
mécanismes reliant raccourcissement télomériques, RDA et sénescence doivent encore être 
élucidés. Par exemple, le nombre de télomères nécessaire à l’établissement d’un arrêt de 
croissance permanent est inconnu. Pendant longtemps, il fût admis qu’une unique cassure 
double brin était suffisante, mais de nombreuses évidences plus récentes ont montré une capacité 
de tolérance des dommages à l’ADN de la part des cellules, puisqu’elles sont capables de se 
diviser en présence de focis (Zou et al., 2004; Martens et al., 2000; Kaul et al., 2012).  
Certaines équipes ont émis l’hypothèse de l’existence d’un télomère sentinel qui une fois 
raccourci allait déclencher la mise en place du phénotype sénescent (Hemann et al., 2001). En 
effet, étant donné que la variation de longueur des télomères de certains chromosomes est 
conservée entre les populations, on pourrait penser que cela corrèlerait avec le déclenchement 
de la sénescence.  
Mais ce modèle a été écarté par plusieurs équipes qui n’ont pas réussi à retrouver de 
corrélation : la longueur initiale du télomère ne prédit pas la mise en place de la sénescence (Zou 
et al., 2004; Martens et al., 2000). De plus, la vitesse de raccourcissement est très variable et ce, 
de part des facteurs à la fois intrinsèques et environnementaux. Tout d’abord, le mécanisme de 
réplication en lui-même fait que les 2 cellules filles vont hériter de cellules dont les télomères 






dommages aux télomères qui vont donc raccourcir de façon importante, indépendamment de la 
réplication. En effet, plusieurs études ont souligné les télomères étaient plus sensibles aux 
cassures à l’ADN, puisque que l’inhibition de la RDA rend certains dommages irréparables 
(Fumagalli et al., 2012). Les télomères sont donc moins résistants face au stress génotoxique 
auquel la cellule peut être exposée aléatoirement. Ainsi, deux télomères la même la longueur 
initiale vont finalement se retrouver à des états très différents après plusieurs cycles de divisions.  
PROBLÉMATIQUE 
Les études sur la quantité de dommages nécessaire à l’arrêt de croissance ont fait ressortir 
la même constatation : un unique télomère ne suffit pas à déclencher la sénescence dans les 
cellules humaines (Zou et al., 2004; Martens et al., 2000; Kaul et al., 2012). En effet, les cellules 
semblent capables de tolérer un certain nombre de télomères raccourcit avant de finalement 
sortir du cycle cellulaire et d’arrêter de proliférer.  
Nous nous sommes demandé à quel point la cellule pouvait tolérer ces dommages 
télomériques ? Combien de télomères ouverts la cellule est-elle capable de tolérer avant d’entrer 
en sénescence ? 
 
OBJECTIFS 
Afin de répondre à cette question, nous avons décidé de commencer par le cas le plus 
extrême où tous les télomères étaient ouverts. Pour cela, nous avons utilisés un modèle bien 






Nous avons infecté des cellules humaines normales avec un dominant négatif d’une des 
protéines du télosome, Tin2DN. Après induction à la Doxycycline, les cellules expriment 
Tin2DN se retrouvent avec tous leurs télomères ouverts, et deviennent sénescentes. Cette 
protéine était un choix particulièrement intéressant car son rôle est exclusivement structural. 
Ainsi, on s’assurait de ne jouer que sur l’ouverture de la chromatine, sans inhiber directement 
de fonction protéique. En effet, Tin2 est le pivot du télosome et permet la stabilisation globale 
du complexe. 
Nous avons voulu établir la cinétique d’entrée en sénescence des cellules, car si le 
résultat final est connu, la réponse primaire des cellules aux dommages télomériques n’a pas été 
étudiée. Ainsi, nous avons induit nos cellules de façon continue pendant 168h (temps requis à 
l’observation de l’ensemble des marqueurs de sénescence) en les fixant à chaque 24h pour 
observer l’état cellulaire.  
Nous nous sommes concentrés sur la capacité de prolifération, les dommages à l’ADN 
et la stabilité du génome. Une fois le déroulement d’entrée en sénescence suite à une dysfonction 
de la chromatine télomérique établit, nous avons observé l’activation de la voie de RDA et 
l’avons comparé à celle obtenue après irradiation. Finalement, nous nous sommes interrogés sur 
l’implication d’une voie moléculaire majeure de la sénescence, p53, en l’inactivant par sh dans 
ces mêmes cellules. Nous avons également reproduit nos résultats avec un shTin2, afin de 
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Replicative senescence is the permanent growth arrest caused by gradual telomere attrition 
occurring at each round of genome replication. Critically shortened telomeres lose their 
protective shelterin complex and t-loop structure, revealing uncapped chromosome ends that are 
recognized as DNA double-strand breaks, and triggering a p53-dependent DNA damage 
response (DDR) towards proliferation arrest. Because telomeres are heterogeneous in length 
within a single cell, the number of short telomeres necessary for senescence onset remains ill 
defined. Using controlled Tin2-mediated shelterin inactivation, we show that telomere 
uncapping is not sufficient to trigger senescence. While uncapping generates expected telomeric 
DNA damage detection, the associated weak DDR allows a rapid bypass of the primary growth 
arrest and re-entry into the cell cycle despite dysfunctional telomeres. During the ensuing 
mitosis, fused telomeres lead to additional DNA breaks and to genomic instability including 
chromosomes bridges or micronuclei, which sustained a secondary entry into stable growth 
arrest. The loss of p53 prevented both primary and secondary growth arrests, leading to 
amplified genomic instablility. Our results support a new multistep model for entry into 
telomere-mediated replicative senescence in normal cells, which is not directly induced by 
telomere uncapping, but rather by an amplification of DNA lesions caused by telomere fusions 











   
Replicative cell senescence was described based on the observation that cultured cells have a 
limited proliferation potential leading to an irreversible growth arrest associated with telomere 
shortening 1,2. Cellular senescence is involved in several physiological mechanisms such as 
aging, wound healing, cancer suppression, and cancer promotion 3.  
Telomeres are non-coding repetitive DNA sequences at the extremity of every chromosome and 
play an essential role to protect the free DNA ends from exonuclease-mediated degradation or 
end-to-end fusions 4. Telomeric end protection is provided by the telosome, or shelterin 
complex, formed by 6 subunits (TRF1, TRF2, Tin2, Rap1, POT1, and TPP1) that assemble on 
the telomeric DNA repeats 5,6. The complex forces telomeres into a t-loop structure, where the 
single-stranded DNA overhang is hidden 5,6. Telomere repeat factors (TRF) 1 and 2 bind directly 
to telomeric double-strand DNA, while protection of telomere 1 (POT1) binds simultaneously 
to the single-strand DNA overhangs and to TRF2. Repressor / activator protein 1 (Rap 1) 
interacts with TRF2, while TINT1-PTOP-PIP1 (TPP1) binds to POT1. Finally, TRF1-2 
interacting nuclear protein 2 (Tin2) creates a bond between TRF1-TRF2 and the POT1-TPP1 
complexes, thereby bridging shelterin subunits that are attached to double-stranded DNA and 
those that are attached to single-stranded DNA. Altogether, these proteins ensure the stability 
of the t-loop, and therefore contribute to the protection of the chromosome extremity. 
Additionally, the shelterin complex can provide active inhibition of the DNA damage response 
(DDR), which is responsible for cell cycle checkpoint signalling and for DNA repair at 






end fusions during DNA replication 4,7.  For example, TRF2 4 and POT1-TPP1 dimer 7 prevent 
the activation of ATM and ATR, the two main upstream kinases for DDR, following double-
strand breaks (DSB) or single-strand breaks (SSB) respectively. Similarly, direct inhibition of 
DNA repair pathways such as Ku70/Ku80-associated non-homologous end joining (NHEJ), is 
mediated by TRF2 8 and Rap1 9. Overall, telomeric end protection via the shelterin complex is 
crucial to ensure genome stability during cell division. 
In addition to their role in preventing genome instability, telomeres act as a reflection of cellular 
aging, as the ‘’end replication problem’’ causes their shortening at every cell division 10. 
Following several rounds of erosion, telomeres become too short to form a proper t-loop and 
can no longer protect the DNA at chromosome ends 5, resulting in a DDR, associated with the 
formation of telomeric DNA damage foci (DDF) that co-localize with 53BP1 and gH2AX 11. 
This leads to the activation of DDR and p53-mediated cell cycle checkpoints that definitively 
arrest the proliferation of normal cells, establishing replicative senescence 11-15. 
Despite this mechanistic understanding of telomere-mediated senescence, a key question 
regarding the initiation and maintenance of a stable replicative senescence growth arrest in 
mammalian cells remains unanswered: how many uncapped telomeres are necessary to trigger 
replicative senescence? This question emerges from the fact that telomeres are heterogeneous 
in length within single cells 16, and the rate of shortening varies significantly between telomeres 
due to random telomeric DNA breaks 17 and to the end replication problem itself 10,18. Overall, 
the rate varies between 50 and 150 bp per replication, and the average telomere length prior to 
senescence is 1–2 kb 19. Therefore, it remains impossible to predict which telomere will be 






Surprisingly, mammalian telomeres shorter than 1 kb could still be observed in proliferating 
cells 19. These normal cells were also able to proliferate with telomeres that were too short to be 
recognized by probe hybridization 21, suggesting that mammalian cells can possibly tolerate a 
certain amount of dysfunctional telomeres. Similarly, stable short telomeres were observed in 
proliferating fibroblasts, suggesting that a limited number of short telomeres did not prevent 
proliferation 21,22. It has been suggested that approximately 5–10 dysfunctional telomeres, 
perhaps even more, are required to trigger replicative senescence 21,22. 
Taken together, it appears that a single short telomere is not sufficient to trigger replicative 
senescence in mammals, and that cells are able to proliferate while harbouring an as yet 
undefined number of dysfunctional telomeres. To test cell tolerance for telomere DNA damage, 
we used a different approach and took advantage of the fact that disruption of telomeric 
chromatin can be controlled via the inactivation of essential components of the shelterin 
complex, leading  to immediate telomere uncapping and DDR activation 4,23,24. We used a well 
characterized model of normal human fibroblasts harbouring an inducible dominant negative 
mutant of Tin2 that cannot bind TRF1, Tin2DN (Tin2-15C in 25,26). We tested to what extent 
cells could tolerate direct telomere uncapping, irrespective of telomere length, and found that 
normal human cells were tolerant of widespread telomere uncapping. While t-loop disruption 
triggered a telomeric DDR that eventually lead to cellular senescence, a time course follow-up 
of entry into senescence revealed a multistep relationship with telomeric damage and growth 
arrest. We reveal a cell cycle checkpoint bypass in the presence of telomeric DDF that causes 






growth arrest in normal cells is associated with irreversible genome damage caused by a 
telomeric fusion-bridge-break cycles. 
 
MATERIAL AND METHODS 
 
Cell culture: Normal human fibroblasts (HCA2 and BJ-U) were cultured at 37°C with 20% O2 
and 5% CO2 in DMEM media (Multicell, Wisent Inc.) with 8% FBS (Fetal Bovine Serum) and 
5% antibiotics: penicillin and streptomycin (Wisent Inc.). IMR90 cells, another type of normal 
human fibroblasts, were cultured in the same media, but at 5% O2. Cells were then treated with 
(Dox ON) or without (Dox OFF) Doxycycline at 30 ng/mL for 168 h with fixation at every 24 
h for analysis. For our low serum studies, cells were cultured with 0.1% FBS DMEM media.  
Live Imaging: We performed live-imaging acquisition using IncuCyte ZOOM system, a 
microscope integrated to the incubator to obtain real time cell imaging. We used BJ-U TR4s 
Tin2DNs +/- shp53 H2B GFP cells to visualize nuclei and follow our cells throughout induction. 
We took pictures every hour for 168h in order to observe mitosis.  
Genetic modifications of primary cells:  We used two types of primary normal human 
fibroblasts: HCA2 and BJ-U. Using Invitrogen’s Gateway technology (Campeau et al., 2009), 
we infected them with lentivirus containing a Tetracyclin Repressor (TetR), creating HCA2 
TR3s and BJ-U TR4s primary cells. Still using the Gateway system, we infected HCA2 cells 
with a lentivirus containing p16 to obtain HCA2 TR3s p16s, primary normal human fibroblasts 
with the ability to express p16 when induced with Doxycycline. Similarly, we created BJ-U 






with constitutively expressed lentivirus (Doxycycline independent) to create the following cells: 
BJ-U TR4s Tin2DNs H2B-GFP, BJ-U TR4s Tin2DNs shp53 and its control BJ-U TR4s 
Tin2DNs shGFP. 
Immunofluorescence: Cells were cultured in 4 well chamber slides (Nunc, Penfiled) then fixed 
in 10% formalin (Sigma). Cells were then permeabilised with PBS containing 0.25% Triton X-
100 and fixed in a blocking buffer composed of 1% BSA (Jackson Immuno Research) and 4% 
donkey serum (Jackson ImmunoResearch) in PBS. Primary antibodies were incubated at 4°C 
overnight in the blocking buffer, then washed for 30 min at room temperature. They were used 
to detect 53BP1 (NB100-304, Novus Biologicals), diluted at 1/2000; gH2AX S139 (05-636-I, 
Millipore) at 1/2000; and p16 (JC8, Santa Cruz) at 1/300. Secondary antibodies (Alexa Fluor 
488nm or 647nm) were incubated for 1 h at room temperature, and diluted 1/800 in blocking 
buffer. Finally, slides were washed and mounted in ProLong Gold Antifade reagent with DAPi 
(Life Technologies). Images were acquired with a Carl Zeiss Axio Observer Z1 fluorescence 
microscope, and quantification was performed with Axio Vision software. First, DAPI staining 
allowed us to defined nuclei as primary objects. We then identify 53BP1 staining that is within 
the nuclei (i.e., primary object) and with an intensity above a defined intensity threshold and in 
between a size range. Finally, we obtain the number of 53BP1 foci in each nuclei. 
Western Blot: Cells were lysed in MPER reagent (Thermo Scientific) with a cocktail of protease 
and phosphatase inhibitors (Sigma) on ice, then centrifuged at 4°C for 15 min and sonicated at 
4°C for 10 min. Protein samples were quantified using the BCA protocol (Thermo Scientific) 
and mixed with BlueJuice gel loading buffer (Invitrogen) and DTT (Sigma) before a 5 min 






(BioRad) for1 h at 110 V before transfer onto a PVDF membrane (Immobilon) at 110 V at 4°C 
for 1 h. The membrane was then blocked in 2% BSA (Sigma) for 1 h at room temperature and 
incubated overnight at 4°C with the primary antibody diluted in 2% BSA. Mouse antibody 
against pATM-S1927 (#4526) was diluted 1/2000 and the rabbit antibody against pchck2-T68 
(#2661) at 1/1000 were from Cell Signalling. Mouse antibodies against p53 and p21 from BD 
Pharmingen (SX118) were diluted 1/200. After washing and incubation with the secondary HRP 
antibody, proteins were revealed with chemiluminescence (ECL Western blotting substrate, 
Thermo).  
EdU: Cells were seeded in 4 well chamber slides (Nunc, Penfiled) and pulsed with the modified 
thymidine analogue EdU for 24 h, then fixed in 10% formalin (Sigma). EdU was then stained 
using the Click-iT protocol (Invitrogen) with the Alexa Fluor 647 dye. Slides were washed and 
mounted in ProLong Gold Antifade reagent with DAPi (Life Technologies). Images were 
acquired with a Carl Zeiss Axio Observer Z1 fluorescence microscope, and quantification was 
performed with Axio Vision software. 
LiCor: Cells were cultured in 96 well plates and fixed in formalin (Sigma) before staining with 
Draq5 diluted at 1/10000 in PBS for 1 h. Plates were read with Odyssey Li-Cor plate reader 
(Mandel). 
FACS: Cells were cultured in 6 well plates, trypsinized, centrifuged, fixed in 70% ethanol then 
stained with PI (Sigma) in 0.2% TritonX-100 with RNase A for 30 min. They were then sorted 
according to their DNA content with FACS. Analysis were made with the FlowJow software. 








Telomere dysfunction-induced cell growth arrest is unstable 
To study the cell response following telomeric dysfunction, we induced expression of 
Tin2DN with Doxycycline treatment to open the t-loop and form telomeric DDF (Figure S1a, 
b). Alternatively, we also induced p16 expression to trigger a reference DNA damage-free 
senescence growth arrest 28. The inductions lasted for 168 hours with cells fixed for analysis 
every 24 hours. We first measured general cell proliferation using a total DNA labelling dye, 
Draq5, and observed that while p16 expression results in a rapid and stable growth arrest, cells 
with telomeric damages induced by Tin2DN only slowed their proliferation to a level somewhat 
in-between control cells (non-induced) and p16-induced cells (Figure 1a).  
To evaluate more precisely whether Tin2DN-induced cells simply proliferated more slowly or 
underwent sequences of growth arrest and regrowth we evaluated the amount of cells 
undergoing S phase during selected time periods using EdU pulses (Figure 1b, c). In the non-
induced group, the proportion of cells in S phase was stable, as the population grew 
exponentially. In the p16 induced cells, we observed a stable DNA synthesis arrest that was 
established within 48 hours. However in Tin2DN-induced cells, we observed 3 distinct phases 
that began with a slight decrease in the amount of cells that replicated their DNA, showing a 
primary proliferation reduction that coincided with primary telomere uncapping (Fig1S a,b). 
Then, after 72 hours of Tin2DN induction, we observed an increase in the number of cells 
undergoing S phase, indicating that the cells passed through the G1/S checkpoint despite 






steadily over the next few days and remained stable as cells entered senescence, as previously 
described for Tin2DN induction in normal cells 25,26. 
To further investigate cell cycle checkpoints bypassed in Tin2DN-induced cells we performed 
cell cycle FACS analysis during induction (Figure 1d,e,f), which revealed that p16-induced cells 
accumulated in G1 in less than 48 hours, as expected for the action of this cyclin-dependent 
kinase inhibitor 28. Again, in Tin2DN-induced cells, we observed a complex multiple phase 
growth reduction process. The first phase involved a primary arrest with a decrease in the 
amount of S phase cells, and an increase in the amount of G1 and G2 cells. The second phase 
occurred after 72 hours of induction, where cells escaped G1 to enter S phase for approximately 
48 hours. The final phase was an accumulation of the Tin2DN-induced cells in G1, with some 
cells remaining in G2. This last phase is consistent with the cell cycle distribution of primary 
HCA2 and BJ cells reaching replicative senescence 29, supporting entry into senescence.  
 
Bypass of the G2/M checkpoint in the presence of dysfunctional telomeres causes DNA breaks 
and genomic instability 
We next quantitatively evaluated the amount of DSB-type DNA damage by quantifying 
53BP1 DDF using immunofluorescence (Figure 2a). Again, we observed 3 distinct phases 
throughout induction with Tin2DN. During the first 48 hours, cells showed an increase of DDF 
corresponding to the expression of Tin2DN and the opening of the t-loop, revealing the end of 
the chromosome. The number of DDF reached a plateau until the time point at 96 hours, 
followed by a second increase in DDF with a final plateau, presumably as a consequence of 






coincided with growth recovery in these cells, we hypothesized that this increase was caused by 
the division of the cells with open telomeres, which could cause a high amount of genomic 
instabilities (GI) 30. We thus counted micronuclei, chromosome bridges and nuclear fusions 
(Figure 2b and c), and observed an increase in the percentage of cells presenting GI after 144 
hours of Tin2DN expression/induction. Alternatively, no GI is observed in p16 induced-
senescent cells nor after the primary Tin2DN-induced growth arrest (Figure 2b). In order to 
confirm cell division-associated GI in real time, we then stably labelled the chromatin using 
H2B-GFP, which allowed us to follow cells in real time. We detected cells entering mitosis after 
72 hours of induction, resulting in aberrant division as indicated by lagging chromosome, micro 
nuclei or mitosis duration above normal (figure 2d). 
To confirm that the secondary breaks and GI were caused by cell division following checkpoint 
bypass, we prevented proliferation in Tin2DN induced cells using serum starvation (Figure 2e). 
Indeed, we did not observe any increase in the number of 53BP1 foci per cell nor GI when 
induced cells were kept in low serum (Figures 2e and f). To clearly validate whether increased 
DDF and GI are triggered by cells division, we added serum back to starved cells, which 
immediately  restored proliferation (Figure 2e, + FBS) leading to the previously observed 
phenotype of increased DDF and GI (Figures 2f, g + FBS).  
 
Tin2DN induction results in a weak, differential DDR 
Telomeric dysfunction has been shown to trigger growth arrest and senescence via the 
activation of an ATM-dependent 31 DDR signalling defined by p53 activation 11 and weak Chk2 






primary telomeric dysfunction-induced growth arrest and secondary break-induced senescence. 
We also compared it to 1 Gy of X-ray irradiation (IR) that corresponds to 35 randomly 
distributed DSBs 32. This dose of irradiation is typically non-lethal and allows the cells to repair 
breaks and return to proliferation 33 as we observed in our system. We can therefore compare 
the strength of DDR activation following DNA DSB or telomere uncapping. 
We observed two strong activations of ATM (Figure 3a, arrow points at the bottom line), after 
induction (time point 72h) and after the bypass (time point 168h) reflecting the 2 waves of 
damages: the primary telomeric uncapping that induced DNA damages, and secondary mitosis-
induced DSB. The level of ATM phosphorylation was similar to the level obtained following 
1Gy IR. However, we did not observe any significant activating phosphorylation of Chk2 
following the primary response, whereas we detected strong phosphorylation following the 
bypass, at a similar level obtained by IR (Figure 3a, c). Interestingly, results obtained with Chk2 
could explain previously conflicting results in the literature, where previous observations 
showed no activation of Chk2 following telomere uncapping 31, while others showed that Chk2 
was at least partially involved in the activation of replicative senescence 34. As the DDR cascade 
progressed, we observed that the low activation of pChk2 following Tin2DN induction (Figure 
3a, c) leads to weak stabilisation of p53 (Figure 3a, d) and consequently, weak production of 
p21(Figure 3a, e). In contrast, the secondary breaks (occurring at approximately 120 h after 
induction, Figure 2a) resulted in strong activation of both Chk2, (Figure 3a, c) p53 (Figure 3a, 
d) and p21 (Figure 3a, e), at an amount similar to IR (Figure 3a). Therefore, two distinct waves 
of activation of the DDR cascade are demonstrated. The first one is exclusively caused by 










Tin2DN-induced growth arrest is p53-dependent. 
 
Telomere uncapping has been shown to establish and maintain senescence via a DDR-
p53-pathway 11,12. Despite the weak early p53 activation that we observed by western blot 
immediately following Tin2DN induction (Figure 3a), we directly tested the importance of p53 
during multistep entry into telomere-mediated senescence. We infected our cells with a control 
shGFP or an shp53 lentivirus (Figure 4a) and performed another induction. We observed that 
p53 negative cells did not stop proliferating after the induction of Tin2DN (Figure 4b), and 
accumulated DNA damage (Figure 4c) and GI (Figure 4d) more rapidly, suggesting that p53 
regulates the primary telomere-induced growth arrest. Accordingly, time-lapse experiments 
showed a very high frequency of mitotic abnormalities from the very beginning of the induction. 
Cells continued dividing, even though they were accumulating signs of damage. Mitoses were 
extremely long (over 3 hours), led to mitotic catastrophe and resulted in nuclei with lagging 
chromosome and of abnormal shape (Figure 4e). Eventually, after multiple days, most cells 
underwent mitotic catastrophe and detached from the dish. Similar results were obtain in 
previous studies, where p53 inactivated cancer cell lines were particularly sensitive to shelterin-
induced telomere dysfunction and underwent rapid cell death, possibly via mitotic catastrophe 







Tin2 depletion generates multistep entry into senescence 
To ensure that our observations were not the result of a peculiar effect caused by the 
dominant negative mutation in Tin2DN, we reproduced our induction using shTin2. Inducible 
Tin2 depletion similarly triggered telomere dysfunction that induced a primary arrest (Figure 
5a), and secondary mitosis-induced DNA breaks (Figure 5b) that gave rise to GI and a stable 








A new model for replicative senescence induction  
By inducing telomeric dysfunction under controlled and specific conditions, we showed 
that dysfunctional telomeres are not direct inducers of senescence in normal human cells. 
Previous knowledge concerning entry into telomere-mediated replicative senescence stipulates 
that replicative senescence is caused by the direct activation of the DDR following the 
uncapping of telomeres. Alternatively, our model system showed an indirect mechanism where 
dysfunctional telomeres trigger senescence via the induction of secondary DNA breaks and GI. 
We find that the expression of Tin2DN uncapped telomeres and created a DDR with the 
formation of 53BP1 DDF as expected (Figure 1S). However, this telomere dysfunction-induced 
DDR was slightly different 31 and not as strong when compared to a DSB-induced DDR initiated 
by radiation. Indeed, we observed no activation of pChk2, and a weak activation of p53 and p21 
(Figure 3). We speculate that these differences are the cause of the instability of the Tin2DN-
induced growth arrest (Figure 1). The attenuated activation of cell cycle checkpoints following 
Tin2DN induction resulted in cells re-entering the cell cycle and dividing, despite the presence 
of dysfunctional telomeres. It has been well described that under many conditions a cell dividing 
with damaged DNA is likely to suffer from abnormal mitosis and GI 35,36. This is what we 
observed in our system, with an increase in the number of 53BP1 DDF, and the appearance of 
signs indicating GI. We also confirmed that these abnormalities were related to mitosis as 
blocking cell division was sufficient to prevent GI or any increase in the number of DDF. These 






secondary breaks and GI, which will lead to senescence (Figure 6). It is interesting to note that 
this slight increase alone (from 4 to 8 foci per cell) is enough to establish a stable growth arrest, 
supporting the idea of a threshold of DDR. We could also speculate that the cells with the highest 
amount of damage died of mitotic catastrophe. Importantly, a high frequency of polyploidy and 
multiple chromosomal abnormities have been reported in cells approaching senescence in 
several distinct studies 37–40. This suggests that our observations are not confined to our system, 
but that our proposed multistep telomere-mediated senescence model may occur in natural aging 
through telomere shortening. 
We hypothesize that the lack of stability may come from the limited activation of p53 and p21, 
however, when we repeated our time course induction in shp53-infected Tin2DN-induced cells, 
we observed no proliferation arrest with an accumulation of GI and a constant increase in the 
number of 53BP1 DDF. This showed that p53 activation, as weak as it may have been, was 
absolutely essential for primary growth arrest. 
Altogether, these results propose a new model for replicative senescence, where the permanent 
growth arrest is not directly caused by the uncapped telomeres, but by the secondary breaks 
caused by the cell cycle checkpoints adaptation. 
 
Loss of TRF2 might causes chromosome fusions 
This conclusion proposed by our model may be unexpected and counter-intuitive since 
allowing cell division in the presence of DNA damage is a risk for inducing cancer. The 






an active way of ensuring a permanent growth arrest? How does the cell ensure the balance 
between survival and genome stability? 
A hypothesis would be that the loss of Tin2 function via the dominant negative mutation results 
in the loss of TFR2 as suggested by Kim et al. 25 and creates uncapped fusogenic telomeres 4,41. 
The inhibition of DDR would therefore be lost, allowing fusions between chromosomes that 
could be interpreted by the cell as a DNA repair. The cell would then deactivate its checkpoints, 
re-enter into the cell cycle with fused telomeres, generating new damage. Nonetheless, we do 
not have any evidence that a similar consequence is taking place when we induce the expression 
of shTin2, although we observed exactly the same phenotype in both cases.  
This model would be another verification of the importance of DDR inhibition at the telomeres, 
as it is the repair itself that causes new damage and GI. It is possible that this tolerance is an 
active mechanism, created to amplify the damages that would promote a strong proliferation 
arrest.  
 
An example of checkpoint adaptation in mammals? 
In yeast, cell cycle checkpoint adaptation allows the cell to re-enter into cell cycle and 
division in the presence of DNA damage in order to split the DNA lesions between the resulting 
two daughter cells, via an asymmetric division 42. This guarantees the survival of at least one 
cell, while the other daughter cell dies of mitotic catastrophe. In multicellular organisms, the 
DNA damage adaptation could be a way to bring the cell into a cell phase that is more 






In this context, the cell cycle checkpoint bypass in the presence of DNA breaks would be a way 
of amplifying the damages, ensuring a subsequently strong proliferation arrest.  
Another example is observed during DNA replication 45 where the DNA damage tolerance 
pathway or Translesion synthesis (TLS) is a process that allows DNA synthesis in the presence 
of DNA breaks. This error-prone mechanism prevents the block of the replication fork and 
allows the cell to continue through the cell cycle despite damage 46. 
Although, the maintenance of genome integrity is crucial to prevent mutations and cancer 
development, a cell cannot constantly stop the cell cycle at any sign of stress. The existence of 
several tolerance pathways allows the cell to continue its division in case of minor damage 46. 
In the case of telomeres,  it is probably counteractive for cells to have telomeres detected as 
DNA damage, as it may introduce inappropriate fusions and recombination, specially during 
replication when the opening of the t-loop is inevitable. Hence, the t-loop serves to shield and 
protect the chromosome end, and the active inhibition of DNA damage detection and repair 
pathways by the proteins of the shelterin complex, prevents an excessive response from the cell. 
However, these tolerance mechanisms/strategies present a risk in that any dysfunction in another 
DDR pathway, such as p53, could lead to a very high amount of GI and could eventually create 
mutations that develop into cancer 30,47,48. 
 In this study, we provide the first direct evidence of telomeric dysfunction tolerance in 
normal human cells. As cells divide with uncapped telomeres, they create new DSB that 
eventually lead to a permanent senescence associated cell growth arrest. We propose a new 






genomic damages and instabilities. Our results could also provide clues to explain how a cell 
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Figure 1: Tin2DN induced growth arrest is unstable (a) Cells were treated with Doxycycline to 
express p16 or Tin2DN and fixed at different time points. Control cells were not induced. They 
were stained with Draq5 and the mean fluorescent intensity (MFI) measured with LiCor. Error 
bars correspond to the standard deviation between the 3 repetitions (b) Cells were treated with 
Doxycycline and EdU was added to the media 24h prior to fixation. Cells were then stained and 
EdU positive cells quantified. Error bars correspond to the standard deviation between the 5 
repetitions (c) Representative images of the 48 h time point are shown for each condition. (d,e,f) 
Cells were treated with Doxycycline and trypsinised at different time points. They were then 
stained with PI and DNA content was quantified with FACS. Here are shown the proportion of 
cells (d) S, (e) G1 and (f) G2 phases through time. Error bars correspond to the standard 
deviation between the 2 repetitions 
 
Figure 2: Cell division in the presence of dysfunctional telomeres causes secondary breaks and 
genomic instability (a) Cells were treated with Doxycycline and fixed at different time points 
to perform immunofluorescence of 53BP1. Quantification of the mean number of foci per nuclei 
through time is shown. Error bars correspond to the standard deviation between the 5 repetitions 
(b) Quantification of the percentage of p16 or Tin2DN-induced cells showing at least one sign 
of genomic instability at different time points. We manually counted the number of cells 
showing either nuclei fusion, chromosome bridge, micronuclei or abnormal shaped nuclei. Error 






instabilities observed after 144h of Tin2DN induction are shown with DAPI staining: nuclear 
fusion (top), chromosome bridge (middle) and micronuclei (bottom). (d) Pictures from live 
imaging of individual cells where Tin2DN was induced. The cells were pre-infected with H2B 
GFP to visualise DNA. Arrows are showing abnormal shaped nuclei (74h) chromosome bridge 
(77h) and micronuclei (92h-93h). (e) Cells were induced in serum starvation media (0.1%FBS) 
to prevent cell division. Cells re-proliferate when FBS is added to the media at 96h (+FBS). 
Error bars correspond to the standard deviation between the 3 repetitions (f) Quantification of 
the number of 53BP1 foci during low serum induction (0.1%FBS), or when serum is added to 
the media at 96h (+FBS) Error bars correspond to the standard deviation between the 3 
repetitions (g) Quantification of the percentage of p16 or Tin2DN-induced cells showing at least 
one sign of genomic instability at different time points. We manually counted the number of 
cells showing either nuclei fusion, chromosome bridge, micronuclei or abnormal shaped nuclei 
during low serum induction (0.1%FBS), or when serum is added to the media at 96h (+FBS). 
Error bars correspond to the standard deviation between the 3 repetitions. 
 
Figure 3: Telomeric dysfunction induces a weak DDR (a) Cells were induced with Tin2DN and 
protein extracted at different time points. Western blot of DDR components throughout 
induction and at 4 h after 1 Gy X-Ray irradiation. Quantification of signal was performed with 
ImageJ and normalized to GAPDH levels for (b) pATM, (c) pChk2, (d) p53 and (e) p21. N=1 
 
Figure 4: Tin2DN-induced growth arrest is p53-dependant (a) BJ-U TR4s Tin2DNs cells were 






the level of p53 expression by western blot. (b) Cells were treated with Doxycycline and EdU 
was added to the media 24h prior to fixation. Cells were then stained and EdU positive cells 
quantified. Error bars correspond to the standard deviation between the 3 repetitions. (c) Cells 
were treated with Doxycycline and fixed at different time points to perform 
immunofluorescence of 53BP1. Quantification of the mean number of foci per nuclei through 
time is shown. Error bars correspond to the standard deviation between the 3 repetitions. (d) 
Quantification of the percentage of cells showing at least one sign of genomic instability. We 
manually counted the number of cells showing either nuclei fusion, chromosome bridge, 
micronuclei or abnormal shaped nuclei. Error bars correspond to the standard deviation between 
the 3 repetitions. (e) Pictures from live imaging of individual BJ-U TR4s Tin2DNs shp53 during 
induction. The cells were pre-infected with H2B GFP to visualise DNA. We can observe several 
examples of extended mitosis (3-4h long) resulting in chromosome bridges (arrows at 52h and 
64h) micronuclei (arrow at 87h) or even mitotic catastrophe (82-83h).  
 
Figure 5: Results are reproducible with shTin2 (a) Cells were treated with Doxycycline and EdU 
was added to the media 24h prior to fixation. Cells were then stained and EdU positive cells 
quantified. Error bars correspond to the standard deviation between the 3 repetitions. (b) Cells 
were treated with Doxycycline and fixed at different time points to perform 
immunofluorescence of 53BP1. Quantification of the mean number of foci per nuclei through 
time is shown. Error bars correspond to the standard deviation between the 3 repetitions. (c) 
Quantification of the percentage of p16 or Tin2DN-induced cells showing at least one sign of 






either nuclei fusion, chromosome bridge, micronuclei or abnormal shaped nuclei. Error bars 
correspond to the standard deviation between the 3 repetitions. 
 
Figure 6: A new model for entry into senescence following telomeric dysfunction This model is 
based upon our results which show alignment between the time-course of EdU proliferation and 
the timeline of 53BP1 DDF formation. We conclude that the expression of Tin2DN induced by 
Doxycycline treatment (+ Dox), leads to a weak DDR with telomeric DDF formation but 
unstable growth arrest. As the telomeres are uncapped, there is a high susceptibility for inter-
chromosomal fusions. Although we did not observe them directly, the high amount of GI 
following divisions is evidence of their occurrence. Cell division with dysfunctional and 
potentially fused telomeres leads to randomly distributed, secondary DSB that will trigger a 
strong DDR and a stable senescence associated growth arrest. 
 
Figure S1: Tin2DN expression induces DNA damage foci formation (a) Cells were treated, or 
not (Ctrl), with Doxycycline and fixed after 48h to perform immunofluorescence of 53BP1. 
Quantification of the mean number of foci per nuclei is shown. (b) Representative picture of BJ-
U TR4s Tin2DNs cells induced for 48h and immunostainned for 53BP1 (red) and gH2AX 
(green). Although we did not perform it ourselves, a previous study using the same truncated 
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La sénescence est un mécanisme indispensable à l’intégrité d’un organisme 
multicellulaire puisque, en limitant la prolifération incontrôlée des cellules, elle prévient 
l’apparition de mutations pouvant conduire au cancer (Collado et al., 2007; Rodier and Campisi, 
2011; Shay and Roninson, 2004). Bien que la sénescence soit un processus essentiel, dans le cas 
de la sénescence réplicative, cela entrainera le vieillissement de l’organisme, avec les 
dysfonctionnements tissulaires associés qui vont augmenter sa vulnérabilité pour finalement 
mener à sa mort (Collado et al., 2007; Rodier and Campisi, 2011). La sénescence est tout de 
même bénéfique à l’organisme, puisque l’utilisation d’une forme hyperactive de p53 dans des 
modèles murins certes accélère le vieillissement, mais entraine également une forte diminution 
de l’apparition de cancer (Tyner et al., 2002; Maier et al., 2004). L’échappement à la sénescence 
(réplicative ou non) est d’ailleurs un des marqueurs caractérisant les cellules cancéreuses (Kaul 
et al., 2012). L’étude des mécanismes d’entrée en sénescence est donc primordiale pour avoir 
une bonne compréhension des voies utilisées par les cellules transformées pour en échapper. 
Ainsi, nous avons mis en place un système nous permettant d’induire de façon spécifique et 
contrôlée l’ouverture de la boucle télomérique, mimant ainsi le raccourcissement massif de tous 
les télomères. Nous pouvons donc induire la sénescence réplicative et étudier les mécanismes 
de sa mise en place. 
 
La dysfonction télomérique seule n’induit pas d’arrêt stable de la prolifération  
 Les données de la littérature montraient déjà clairement que la cellule était capable de 






télomère ouvert ne suffit pas à instaurer un arrêt de croissance stable, mais qu’accumulation de 
télomères raccourcis est nécessaire à la mise en place de la sénescence (Kaul et al., 2012; 
Martens et al., 2000; Zou et al., 2004). Nos travaux vont encore plus loin, et montrent que, suite 
à une ouverture massive des télomères, la cellule ne va pas entrer directement en sénescence. 
 Suite à l’expression de Tin2 DN, nous observons la formation de foyers de dommages 
de 53BP1 (Figure S1) ainsi qu’un arrêt de la prolifération (Figure 1). Celui-ci a été observé 
grâce à une courbe de prolifération obtenue par Li-Cor (Figure 1a) et par EdU (Figure 1b), qui 
nous renseigne sur la proportion de cellules ayant traversé la phase S et donc, étant actives dans 
le cycle cellulaire. Nous avons comparé cet arrêt de croissance avec celui obtenu suite à 
l’expression de p16 dans nos cellules. Nous avons observé que, si l’expression de p16 causait 
un arrêt de prolifération très stable dans le temps, les cellules où Tin2 DN était induit reprenaient 
temporairement leur croissance après 72h. Cette différence intéressante a également été 
observée lors de notre analyse du cycle cellulaire par FACS. On peut voir que, suite à l’induction 
de p16, les cellules quittent immédiatement et définitivement le cycle cellulaire pour 
s’accumuler en G1, traduisant leur entrée en sénescence. À l’inverse, les cellules exprimant Tin2 
DN prennent beaucoup plus de temps à sortir du cycle cellulaire, et y restent actives presque 1 
semaine avant de s’accumuler en G1.  
 Par ailleurs, en suivant l’évolution des foyers de dommages au cours de l’induction, nous 
observons une augmentation du nombre de foyers de 53BP1 après la reprise temporaire de la 
prolifération (Figure 2a). Celle-ci s’accompagnait d’une accumulation de signes d’instabilité 
génomique, comme des micro-noyaux, des ponts chromosomiques ou des fusions nucléaires 
(Figure 2b, c). Nous avons spéculé que ces foyers de dommages secondaires étaient causés par 






avec de potentielles fusions inter-chromosomiques qui, en mitose vont créer des cassures 
doubles brins. Pour tester cette hypothèse, nous avons cultivé nos cellules induites dans un 
milieu carencé en sérum, empêchant ainsi leur prolifération (Figure 2e). Dans ces conditions, 
nous n’avons pas observé d’augmentation dans le nombre de foyers de dommages de 53BP1 
(Figure 2f), ni d’instabilités génomiques (Figure 2g), prouvant ainsi que ces derniers étaient bien 
causés par la division des cellules. Notons que si du sérum est ajouté au milieu à 96h, les cellules 
reprennent leur prolifération (Figure 2e, + FBS) et on retrouve l’apparition des cassures 
secondaires (Figure 2f, + FBS) et des instabilités génomiques (Figure 2g, + FBS). 
 Finalement, ces résultats montrent que la dysfonction télomérique va entrainer un arrêt 
de la prolifération, mais que celui-ci n’est pas stable dans le temps. En effet, les cellules vont se 
diviser malgré leurs foyers de dommages de 53BP1 et leurs télomères ouverts, ce qui va causer 
des cassures secondaires qui vont mener à la sénescence. Nous ne savons pas encore de façon 
certaine ce qui cause cette reprise de croissance, mais nous avons plusieurs pistes que nous 
comptons explorer dans la suite du projet. Il est intéressant de noter que le nombre de foyers de 
dommage supplémentaires n’est pas si élevé (on passe d’une moyenne de 4 foci par cellule à 8). 
Cela peut suggérer que les cellules les plus endommagées, donc avec le plus grand nombre de 
foyers, sont mortes par catastrophe mitotique; ou encore renforcer l’idée d’un seuil de RDA, au-









Les fusions chromosomiques à l’origine de l’échappement des points de contrôles du cycle 
cellulaire ? 
Il se peut par exemple que les fusions inter-chromosomiques causées par l’ouverture des 
télomères soient interprétées par la cellule comme une forme de réparation des dommages. 
Pensant ses dommages réparés, la cellule retournerait dans le cycle cellulaire avec ses 
chromosomes fusionnés. Cette hypothèse semble plausible, mais est contredite par le fait que 
nous n’observons aucune diminution dans le nombre de foyers de dommages de 53BP1 avant 
la reprise de la prolifération, c’est-à-dire aucune résolution des foyers qui témoignerait d’une 
réparation par fusions.  
Par ailleurs, nous avons longtemps spéculé que ces effets pouvaient être la conséquence 
du dominant négatif lui-même. En effet, les études de caractérisation du dominant négatif ont 
montré que l’expression de Tin2 DN entrainait une délocalisation de TRF2 du télomère. Dans 
ces conditions, Tin2 DN formait un complexe avec TRF2 qui se décrochait du télomère et restait 
séquestré dans le noyau. Ainsi, nous avons pensé que TRF2 ne pouvait plus inhiber les voies de 
RDA et donc les fusions, causant notre phénotype. Pour pallier à cela, nous avons reproduit nos 
expériences avec un shTin2, car l’ablation simple de son expression n’allait pas empêcher TRF2 
de se lier à l’ADN. Cela reste encore à confirmer, en effectuant un co-marquage en 
immunofluorescence de TRF2 et des télomères. Ces conditions nous ont donné exactement les 
mêmes résultats, avec la même reprise de la prolifération causant des cassures secondaires et 
des instabilités génomiques (Figure 5). Cela suggère que la tolérance des dommages et la reprise 
de croissance se ferait de façon indépendante de TRF2. Nous pourrions également tester 






processus de mise en place de la sénescence suite à une ouverture télomérique causée par un 
perte de TRF2. 
 
LA RDA télomérique 
L’instabilité de l’arrêt de croissance pourrait également provenir de la RDA induite par 
les dysfonctions télomériques. En effet, en analysant par WB l’activation de la RDA au cours 
de notre induction, nous avons observé plusieurs caractéristiques notables (Figure 3). Par 
ailleurs, nous avons comparé cette activation avec celle obtenue suite à une irradiation à 1 Gy, 
dose causant une trentaine de cassures. Cette quantité est suffisamment faible pour permettre 
une réparation des dommages et une reprise de la prolifération similaire à celle observée dans 
notre système. En regardant la phosphorylation d’ATM, on distingue clairement deux vagues 
d’activation : la première causée par les dysfonctions télomériques seules, la deuxième par les 
cassures secondaires (Figure 3b). Ces deux vagues semblent être d’intensité équivalente, ce qui 
corrobore avec les études précédentes qui décrivaient la RDA télomérique comme ATM-
dépendante (Cesare et al., 2013). En revanche, si on étudie l’activation d’une des cibles d’ATM, 
la kinase régulatrice des points de contrôle du cycle cellulaire Chk2, on n’observe qu’un seul 
pic d’activation qui se situe après la reprise de la prolifération (Figure 3c). Cela suggère que, 
comme montré dans la littérature, la RDA télomérique est indépendante de Chk2 (Cesare et al., 
2013). Enfin, si l’on continue de descendre dans la cascade, il est très surprenant d’observer que 
le régulateur du cycle cellulaire p53 n’est que très faiblement activé lors de la RDA primaire 
exclusivement télomérique (Figure 3d). En effet, seules les cassures secondaires l’activent à un 






être exprimée de façon importante qu’après les dommages secondaires causés par la reprise de 
la prolifération (Figure 3e).  
Ces résultats montrent que la dysfonction télomérique induit une RDA différente et 
moins intense de celle déclenchée par des cassures secondaires, possiblement intra-génomiques. 
De façon intéressante, une autre étude a observé que l’inactivation de Chk2 dans des cellules en 
sénescence réplicative leur permettait de reprendre leur prolifération (Gire, 2004). On pourrait 
alors spéculer que Chk2 serait impliqué dans le maintien du phénotype sénescent après les 
cassures secondaires engendrées par le bypass, sans intervenir dans la réponse primaire faisant 
suite à l’ouverture télomérique. 
 
La RDA télomérique est p53 dépendante 
 L’activation de p53 étant étonnamment faible dans notre système, nous avons mis en 
cause son implication dans la RDA télomérique. Pour tester son importance, nous avons infecté 
nos cellules avec un shp53 et reproduit notre induction. Dans ces conditions, nous n’avons 
observé aucun arrêt de croissance (Figure 4b), avec une accumulation rapide et importante de 
dommages à l’ADN (Figure 4c) et d’instabilités génomiques (Figure 4d). Ainsi, bien que très 
faiblement activé, p53 semble indispensable à la RDA télomérique. Il serait intéressant de tester 
si un résultat similaire serait observé avec un shp21, lui aussi étant peu exprimé lors de la 
réponse primaire. Il est toutefois tout à fait possible que p21 ne soit pas impliqué dans cette 









Ces travaux ont permis de montrer que l’arrêt de croissance induit par la dysfonction 
télomérique seule n’était pas stable et ne menait donc pas directement à la sénescence. Nous ne 
sommes pas encore en mesure d’expliquer quelles sont les voies moléculaires impliquées dans 
le non-maintien de cet arrêt de croissance, mais avons déjà quelques pistes. Nous avons spéculé 
que, si p53 était responsable de la mise en place de l’arrêt de croissance, c’était p16 qui assurait 
principalement à son maintien (Beauséjour et al., 2003; Jacobs and de Lange, 2004). Plusieurs 
études ont montré un lien entre les voies activées par p53 et l’activation de p16, et nous avons 
commencé à les étudier. Pour ce faire, nous avons changé de lignées cellulaires, en remplaçant 
les BJ-U par des IMR90, une autre lignée de fibroblastes humains normaux. En effet, 
contrairement aux IMR90, les BJ-U ont leur promoteur de p16 hyperméthylé et ne peuvent par 
conséquent pas l’exprimer. Notre hypothèse était alors que, dans les IMR90, la dysfonction 
télomérique allait induire un arrêt de croissance p53 dépendant qui allait être maintenu par p16, 
empêchant alors la reprise de prolifération observée chez les BJ. Cependant, nos résultats 
préliminaires semblent invalider cette hypothèse : si l’arrêt de croissance observé est bien p53 
dépendant (Vaziri and Benchimol, 1996), nous observons également une reprise de la 
prolifération lors de l’induction, menant aux mêmes cassures secondaires et instabilités 
génomiques et ce, malgré une rapide expression de p16. De plus, l’inactivation de p53 par sh 
dans ces cellules cause le même phénotype que dans les BJ, c’est-à-dire une prolifération 
constante sans arrêt de croissance, avec une accumulation de dommages et d’instabilités 
génomiques. Il semblerait donc que p16 ne soit impliqué ni dans le maintien de l’arrêt de 






conclusions similaires ont été obtenues suite à une caractérisation de la réponse moléculaire à 
la dysfonction télomérique, montrant alors que la RDA induite par les télomères dépendait de 
p53 mais pas de p16 (Herbig et al., 2004). Bien évidemment, ces résultats nécessitent une étude 
plus approfondie et offrent une belle perspective au projet. 
 
L’autre hypothèse permettant d’expliquer l’instabilité de l’arrêt de croissance induit par les 
télomères est celle de de la réparation des dommages. Dans ce modèle, les fusions 
chromosomiques sont interprétées par la cellule comme une réparation réussie, la poussant à 
retourner dans le cycle cellulaire. Pour valider cette hypothèse, nous proposons d’inhiber les 
fusions chromosomiques à l’aide de shARN dirigés contre différents acteurs des voies de 
réparation des dommages à l’ADN (HR et NHEJ) : MRE11, NBS1, 53BP1, Ku80, SUV39h1 et 
Ligase IV. En empêchant les fusions, on supprimerai les cassures secondaires et les instabilités 
génomiques qui en découlent (Porro et al., 2014). A ce moment-là, il y a 2 débouchées 
possibles : soit les cellules vont être capables de tolérer les dommages télomériques indéfiniment 
et continuer leurs divisions. Soit les fusions étaient en fait interprétées comme une réparation 
du dommage par la cellule et leur inhibition empêche le retour à la prolifération. Dans ce modèle, 
la dysfonction télomérique serait bel et bien capable d’induire la sénescence à condition que les 
dommages télomériques ne soient jamais réparés par fusion.  
La question se pose encore de la cause de cette tolérance : est-ce une faille dans le maintien 
de l’intégrité du génome traduisant l’incompatibilité évolutif du vieillissement, ou bien est-ce 
un mécanisme volontaire d’amplification des dommages ?  
Finalement, une autre voie d’étude se pencherait vers l’impact des différences entre les RDA 






l’intensité de leur activation. Tout comme Karlseder, nous n’avons observé aucune activation 
de Chk2 suite à la dysfonction télomérique seule, nous pouvons alors nous demander d’où vient 
cette différence ? L’inactivation de Chk2 aurait-elle tout de même un impact sur le phénotype 
observé ? 
Les différences entre les RDA intra-génomiques et télomériques jouent elle un rôle ? Est-ce 
seulement une question d’intensité ? Si oui, combien de télomères ouverts sont nécessaire pour 
valoir à une cassure double brin ? Et finalement, peut-on aller jusqu’à spéculer que la cellule est 
capable de ‘’classer’’ ses dommages par gravité, en réagissant différemment en fonction de la 
région du chromosome a été endommagée (ex : euchromatine vs hétérochromatine) ? 
Ce projet, en plus de proposer un nouveau modèle d’entrée en sénescence réplicative offre 




La sénescence est un phénomène physiologique inhérent à l’organisme. Son rôle premier 
de protecteur de l’intégrité du génome est particulièrement vérifié dans le cas de la sénescence 
réplicative. En effet, elle définit le potentiel prolifératif d’une cellule en forçant son arrêt avant 
une trop grande accumulation de dommages qui pourrait mener à des mutations et une 
transformation néoplasique. Le dogme classique propose que la sénescence réplicative soit 
causée par une accumulation de télomères raccourcis qui déclencherait un RDA et mènerait à 
l’arrêt de croissance permanent associé à la sénescence. Des observations regroupées depuis 






puisque les cellules sont capables de se diviser suite au raccourcissement successif de plusieurs 
télomères. Nous avons voulu tester l’étendue de cette tolérance aux dommages télomériques en 
induisant l’ouverture massive de toutes les boucles télomériques, révélant ainsi l’extrémité des 
chromosomes comme dommages à l’ADN. De façon surprenante, cette dysfonction télomérique 
majeure n’a pas suffi à induire un arrêt de croissance stable, puisque les cellules sont réentrées 
dans le cycle cellulaire après un court arrêt de prolifération et ce, malgré leurs télomères ouverts. 
Cette division a causé de nouvelles cassures secondaires ainsi que des instabilités génomiques 
qui semblent être la cause de l’arrêt de croissance final.  
Nos travaux offrent un nouveau modèle où la sénescence n’est pas induite directement 
par les dommages télomériques, mais plutôt par une amplification des dommages causée par 
une reprise de la prolifération en présence de télomères dysfonctionnels. Cela permettrait à la 
cellule d’assurer la robustesse de l’arrêt de croissance, puisque son génome aurait accumulé une 
quantité trop importante de dommages pour pouvoir ré-entrer dans le cycle cellulaire. Cette 
conclusion peut sembler surprenante, voire contre intuitive de prime abord, mais plusieurs 
études indépendantes apportent des éléments qui rejoignent notre analyse. Par ailleurs, cela ne 
serait pas le premier exemple d’une altération du génome associée à la sénescence, puisque les 
SAHF ou les DNA SCARS sont déjà des marqueurs jouant un rôle dans le maintien de l’arrêt 
de croissance permanent (Narita et al., 2003; Rodier et al., 2011). Mis en commun avec les 
précédentes études, nos recherches permettent ainsi de comprendre un peu mieux les 
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